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Thymic lymphocytes (T cells) play a key role in cell-mediated immunity, possessing the ability to 

















































































































































































































































































































































































































































































A discussion human DNA repair mechanisms. 
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Intro 
Humans DNA is subject to a variety of endogenous biochemical damage within the highly dynamic 
environment of the cell: tautomeric conversions of nitrogenous bases, hydrolytic excision of bases, base 
alkylation, deamination, depurination, pyrimidine dimerization, and single‐ and double‐strand DNA 
breaks (Lindahl, T. and Barnes 2000; Nelson, Lehninger et al. 2008; Milanowska, Krwawicz et al. 2011). 
The adverse effects of DNA damage generally include disrupted DNA metabolism, cell‐cycle arrest or cell 
death, with long‐term irreversible mutations contributing to ageing and oncogenesis (Hoeijmakers, Jan 
H. J. 2001; Vousden and Ryan 2009; Reinhardt and Schumacher 2012).  In response to the wide variety 
and type of damage, numerous, distinct and highly conserved signaling and repair mechanisms have 
evolved which minimize the consequences of toxic and mutagenic damage (Lindahl, T. and Barnes 2000; 
Wood, Mitchell et al. 2001).  DNA is protected from damage by a network of response pathways that 
detect lesions through a variety of protein sensors (Lagerwerf, Vrouwe et al. 2011).  This paper will focus 
on the main DNA damage repair mechanisms, with a bias toward human systems; nucleotide‐ and base‐
excision repair, homologous recombination, end joining, and mismatch repair. 
 
Figure 1 ‐ DNA damage, repair mechanisms and consequences. Common DNA lesions are induced by three main 
categories of agents: environmental agents, endogenous biochemical reaction byproducts, replication errors, and 
random spontaneous chemical reactions.  The long‐term effects of DNA damage include permanent changes to the 
primary structure of DNA (Hoeijmakers, Jan H. J. 2001).  
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Types of DNA damage  
Damage of DNA bases such as deamination, depurination or dimerization, can result from a variety of 
sources: spontaneous biochemical reactions,  errors in DNA synthesis, endogenous by‐products of 
aerobic respiration (reactive oxygen species), exogenous factors such as environmental chemicals found 
in cigarette smoke or chemotherapeutics, ultraviolet (UV) light and ionizing radiation (De Bont and van 
Larebeke 2004; Sancar, Lindsey‐Boltz et al. 2004; Huffman, Sundheim et al. 2005; Nelson, Lehninger et 
al. 2008).  
DNA purine and pyrimidine bases undergo spontaneous changes in their structure. Base‐pair mutations 
arise through deamination from cytosine to uracil, methylcytosine to thymine, adenine to hypoxanthine, 
or guanine to xanthine. Ultraviolet light can induce pyrimidine dimerization and the generation of a 
cyclobutyl ring, or linkage between nucleotides forming kinks and bulges in the structure of DNA which 
can arrest or prevent transcription and synthesis (Lu, Clark et al. 1983; De Bont and van Larebeke 2004; 
Huffman, Sundheim et al. 2005; Nelson, Lehninger et al. 2008). 
DNA synthesis can result in mismatched pairings that escape polymerase proof‐reading mechanisms, 
stalled replisomes can result in collapsed replication forks, and subsequent single‐ and double‐strand 
breaks (Nelson, Lehninger et al. 2008). 
Alkylating agents such as dimethyl sulfate can methylate guanine to produce O6‐methylguanine, which 
prevent pairing with cytosine, while methylation of bases by S‐adenosylmethionine or ethyl methane 
sulfonate also prevent or alter base‐pairing and transcription (Nelson, Lehninger et al. 2008; Lagerwerf, 
Vrouwe et al. 2011).   
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Figure 2 ‐ DNA alkylations known to be repaired by AlkB type proteins (Mishina and He 2006). 
Endogenous oxidative damage is the most common type seen in DNA and results from Fenton reactions 
(Nelson, Lehninger et al. 2008).  The partial reduction of molecular oxygen during metabolic reactions in 
the presence of transition metals (iron and copper) yields  superoxides (O2●), which are then converted 
to hydrogen peroxides (H2O2), and hydroxyl radicals (HO●) referred to as ROS or reactive oxygen species 
(De Bont and van Larebeke 2004).  These products have the potential to cause the oxidation of 
nitrogenous bases, and deterioration of DNA in the form of  single‐ and double‐strand DNA breaks (De 
Bont and van Larebeke 2004; Cui, Kong et al. 2012).  The mutagenic potential of oxidative damage is 
seen in the series of reactions by which ROS oxidize the 5,6‐double bond of 5‐methylcytosine, then 
through an intermediate product deaminates the cytosine to form thymine, facilitating a G:C ‐> T:A 
transition which is known to block transcription and DNA replication (Lu, Clark et al. 1983; De Bont and 
van Larebeke 2004).  One of the most common oxidative DNA adducts is 8‐hydroxydeoxyguanosine (8‐
oxo‐dG) (De Bont and van Larebeke 2004; Cui, Kong et al. 2012).    
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Figure 3 ‐ Common DNA oxidative adducts (De Bont and van Larebeke 2004). 
Pathological generation of free radicals occurs through ionizing radiation, the 'oxidative burst' of 
neutrophilic‐driven inflammation, or via the cytochrome p450 system for metabolism of drugs  (Lindahl, 
T. and Barnes 2000; Wood, Mitchell et al. 2001; Nelson, Lehninger et al. 2008; Jackson and Bartek 2009; 
Milanowska, Krwawicz et al. 2011).  
Because of the Chargaff base‐pairing specificity and the anti‐parallel structure of DNA, each strand can 
serve as a template for replication or repair of errors during the cell cycle (Nelson, Lehninger et al. 
2008).  This redundancy allows for excision repair of damaged or erroneous DNA by replacing individual 
bases or a series of nucleotides to restore the integrity of the opposite strand (Lindahl, Tomas, Karran et 
al. 1997; Lindahl, T. and Barnes 2000; Wood, Mitchell et al. 2001). 
Direct repair 
Two human proteins directly reverse base‐adduct damage in DNA: the α‐ketoglutarate‐ and Fe(II)‐
dependent dioxygenase ABH2 and ABH3, of the AlkB protein family, and  O6‐alkylguanine‐DNA 
alkyltransferase (AGT) (Milanowska, Krwawicz et al. 2011).  AGT possesses a helix‐turn‐helix motif, and 
participates in direct repair of  O6 ‐alkylguanine lesions in DNA; the proposed mechanism suggesting that 
at the C‐terminal, the helix swivels about the proceeding loop to bind within the major groove of DNA, 
which exposes an active‐site cysteine, the substrate nucleoside "flips" out and away from the main DNA 
molecule, and an irreversible transfer of the alkyl lesion occurs (Tano, Shiota et al. 1990; Duncan, 
Trewick et al. 2002; Kaina, Christmann et al. 2007). 
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DNA mismatch repair (MMR) corrects replication errors (mismatches and small insertions and 
deletions) that escape the proofreading activity of DNA polymerase, resulting in the formation of 
structural bulges, kinks, or loops (Hoeijmakers, Jan H. J. 2001). In Escherichia coli, MMR is initiated by 
MutS, MutL, and MutH, while in humans, there are several known MutS homologues (Milanowska, 
Krwawicz et al. 2011).   
The E. coli MMR pathway has been extensively studied and shown to utilize a MutS‐MutL complex to 
identify the mismatch and a MutH protein to make a strand incision at the nearest hemi‐methylated 
adenine within a palindromic GATC sequence, followed by the action of DNA helicase II and  an 
exonuclease (eg, RecJ or ExoI, ExoVII, or ExoX) to create a gap, which is then filled by DNA pol III and 
finished by DNA ligase; after repair, the GATC sites are then methylated by Dam (Iyer, Pluciennik et al. 
2005; Modrich 2006; Nelson, Lehninger et al. 2008).  A key feature of this mechanism is the ability to 
work in a bidirectional manner (Iyer, Pluciennik et al. 2005). 
 
Figure 4 ‐ Model for E. coli methyl‐directed mismatch repair (Iyer, Pluciennik et al. 2005) 
Human cells also support mismatch repair, but the human MutS  and MutL homologs (MSH and MLH, 
respectively) are heterodimers rather than homodimers, and while E. coli repair is directed by 
methylation patterns, it is suggested that human MMR discriminates daughter from template strand 
using a non‐methylation strand‐specific nick in the DNA backbone but the mechanism is unknown 
(Modrich 2006).  MSHa has been observed to support repair of all eight base‐base mismatch types, 
including C:C, and insertion/deletion mispairs of up to approximately 10nt in length (Iyer, Pluciennik et 
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al. 2005).  Defects in MMR are associated with genome‐wide instability, a predisposition to certain types 
of cancer, and resistance to certain chemotherapeutic agents (Kanehisa, Goto et al. 2012). 
Base excision repair 
Base excision repair (BER) is one of the major pathways for removing simple lesions encountered in 
DNA, specifically, nitrogenous base damage, insertion or loss (Parsons, Dianova et al. 2005). BER 
requires coordination between a number of repair and accessory proteins (Parsons, Dianova et al. 
2005).  
The BER process can be summarized as follows: an individual DNA glycosylase recognizes and removes a 
specific damaged DNA base creating an abasic site, an apurinic/apyriminic endonuclease (APE) then 
makes an incision adjacent to the abasic site;  a phosphodiesterase removes the remaining phosphate‐
ribose complex at the DNA termini, and a DNA polymerase fills the resulting gap, then finally the strand 
is sealed by a DNA ligase (Lindahl, Tomas, Karran et al. 1997; Hoeijmakers, Jan H. J. 2001; Moon, Garcia‐
Diaz et al. 2007; Dalhus, Laerdahl et al. 2009).  In some cases, DNA polymerases possess both 
polymerization and lyase capabilities, eliminating the need for a phosphodiesterase in the pathway 
(Yamtich and Sweasy 2010). 
DNA glycosylases are a family of enzymes involved catalyzing the first step of the base excision repair 
process; creating an apurinic apyrimidinic site (AP) through a mechanism that "flips" the damaged base 
out of the double helix, then cleaves the N‐glycosidic bond (reviewed in Dalhus, Laerdahl et al. 2009).  
Individual DNA glycosylases typically bend or distort DNA to an angle between 30° and 70°, flattening 
the minor groove of B‐type DNA, which facilitates the excision of a damaged base by rotating the 
nucleotide around the phosphodiester bonds (Dalhus, Laerdahl et al. 2009).  Further, DNA glycosylases 
have extremely tight‐fitting substrate recognition pockets that accommodate the damaged bases while 
blocking normal bases (Moon, Garcia‐Diaz et al. 2007; Dalhus, Laerdahl et al. 2009).   
APE1 is a human class II endonuclease that creates a nick in the phosphate‐ribose backbone adjacent to 
an  AP site.  Across organisms, there are several types of AP endonucleases, classified base on incision 
dynamics:  AP endonucleases class I and II cut the DNA backbone at the phosphate groups 5´ to the 
abasic site leaving a 5´‐phosphate and a 3´‐OH and termini (Myles and Sancar 1989; Lindahl, Tomas 
1993; Marenstein, Wilson Iii et al. 2004).  
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DNA polymerase β (Pol β)  is a small enzyme, approximately 39kDa (335 amino acids), capable of 
synthesizing DNA in a template‐directed manner, using the free 3'‐OH as a primer, binding preferentially 
to small gaps of 2‐6 nucleotides (Yamtich and Sweasy 2010).   
After APE1 makes a backbone incision, it recruits PolB to the site, then dissociates from the abasic site 
(Sokhansanj, Rodrigue et al. 2002; Lagerwerf, Vrouwe et al. 2011).  Pol β binds to the lesion and uses the 
undamaged strand as a template for resynthesizing the sequence, and then recruits a DNA ligase 
III/XRCC1 heterodimer complex to reform the phosphodiester bond and repair the DNA backbone 
(Myles and Sancar 1989; Parsons, Dianova et al. 2005; Nelson, Lehninger et al. 2008).  Most damaged 
bases are repaired by this single‐nucleotide patch pathway, but there is an alternative pathway in which 
the PolB is replaced by Pol Delta, which displaces a flap consisting of nucleotide residues, and 
synthesizes a longer patch sequence  (Matsumoto and Kim 1995; Kim, Biade et al. 1998).  The flap is 
recognized and and cleaved by the flap endonuclease FEN1, and the strand is ligated by DNA Ligase 1 
(Kim, Biade et al. 1998). 
Figure 5 Short and Long‐patch BER 
Repair. Base excision repair is the 
primary pathway for repairing nucleotide 
lesions caused by ROS and alkylating 
agents, and consists of short patch (left), 
long‐patch (right) (Klungland and Lindahl 
1997; Kanehisa and Goto 2000). 
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Nucleotide excision repair (NER) is characterized by specific proteins that recognize the damage, cleave 
the DNA strand on each side of the lesion, and excise a fragment of nucleotides in which the lesion 
exists; DNA polymerase and DNA ligase then restore the strand sequence and phosphopentose 
backbone to its initial state (Huffman, Sundheim et al. 2005). 
NER recognizes a wide array of DNA lesions, and is the primary mechanism for repairing DNA lesions 
such as pyrimidine dimers, intrastrand cross‐links and bulky adducts that form large helical distortions 
(Myles and Sancar 1989; Hoeijmakers, Jan H. J. 2001).  Most of these lesions occur through exogenous 
sources, such as UV radiation , or exposure to aflatoxin, benzopyrene and other chemotherapeutic 
agents such as cisplatin (Lindahl, Tomas and Wood 1999).  These distortions can disrupt both DNA 
synthesis and RNA transcription (Lindahl, Tomas and Wood 1999; Hoeijmakers, Jan H. J. 2001; Huffman, 
Sundheim et al. 2005). 
NER in E. coli is among the most extensively studied systems, and while the complexity of NER is greater 
in eukaryotes, similar principles operate in bacterial models  (Hoeijmakers, J.H.J., van Duin et al. 1986; 
Kanehisa and Goto 2000; Huffman, Sundheim et al. 2005; Hanawalt 2007).  Xeroderma pigmentosa is a 
human genetic repair disorder resulting from mutations in one of seven genes: XPA, XPB, XPC, XPD, XPE, 
XPF, and XPG, that produces hypersensitivity to UV radiation, and a 1000‐fold risk increase for skin 
cancer (Hoeijmakers, Jan H. J. 2001; Kanehisa, Goto et al. 2012); Cockayne syndrome, typified by 
premature ageing, dwarfism, and dysmyelination, results from mutations in either of the CSA or CSB 
genes (Kanehisa and Goto 2000; Hoeijmakers, Jan H. J. 2001).  Mammalian NER involves 9 major 
proteins, named according to the disease associated with their deficiency(Kanehisa, Goto et al. 2012). 
NER consists of two related subpathways known as global genomic repair (GG‐NER) and transcription‐
coupled NER (TC‐NER), and although the pathways differ in damage recognition,  many of the proteins 
involved in the repair of damage are shared between them (Lindahl, Tomas and Wood 1999).  
GG‐NER is considered to be transcription‐independent, removing lesions from non‐transcribed regions 
of genome in addition to non‐transcribed strands of transcribed regions, while the repair of damage in 
transcription‐active genes, typically resulting from UV exposure, is known as transcription‐coupled NER 
(TC‐NER)(Hoeijmakers, Jan H. J. 2001). 
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Global Genome NER 
After recognition of the damage by the XPC:HR23B 
complex, XPA and Replicative protein A (RPA) 
initiate formation of the multisubunit repair 
complex ‐ TFIIH creates a bubble, unwinding the 
damaged section of DNA, XPG then hydrolyzes a 
phosphodiester bond on the 3'‐ side of the lesion,  
and an ERCC1:XPF complex cleaves the 
phosphodiester bond on the 5'‐side of the lesion, 
generating a fragment 27 to 30nt in length 
(Lindahl, Tomas, Karran et al. 1997; Lindahl, Tomas 
and Wood 1999; Wood, Mitchell et al. 2001). The 
cleavage sites correlate to the unwound DNA at 
the junctions of single‐ and double‐strand DNA 
(Wood, Mitchell et al. 2001).  After creation of a 
gap in the nucleotide sequence, DNA polymerase ε 
(Pol ε) synthesize the new base pairings, and DNA 
ligase seals the phosphodiester bonds 
(Hoeijmakers, Jan H. J. 2001; Nelson, Lehninger et 
al. 2008).  Damage recognition, incision of the DNA 
strand on both sides of the lesion, and excision of 
the damaged sequence, are followed by 
polymerization and ligation to restore the DNA to 
its original state . 
 
Figure 6 ‐ Nucleotide Excision Repair.  Global Genome (left) 
and transcription‐coupled (right) models. (Hoeijmakers, Jan H. 
J. 2001) 
Transcription‐Coupled NER 
During active gene expression, DNA helix‐distorting lesions can block transcription by stalling the RNA 
polymerase II (Pol II) and preventing elongation  (Araújo and Wood 1999; Svejstrup 2002; Lagerwerf, 
Vrouwe et al. 2011) In response to stalled RNA pol II, various repair proteins are recruited to the site, 
including CSA, CSB, TFIIH, XPG and the XPF:ERCC1 complex elongation  (Araújo and Wood 1999; 
Svejstrup 2002; Lagerwerf, Vrouwe et al. 2011) . It is presumed that CSB uncouples the polymerase and 
removes it from the lesion site, the TC‐NER repair complex consisting of CSA, CSB, TFIIH, ERCC1:XPF, 
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XPG, TFIIS then forms, and DNA pol δ and/or ε synthesizes the repair elongation  (Araújo and Wood 
1999; Svejstrup 2002; Lagerwerf, Vrouwe et al. 2011). 
Recombinational Repair 
Eukaryotic chromosomes are subject to rounds of replication, segregation, condensation and 
decondensation throughout the cell cycle, and different types of lesions are more likely to occur in 
specific phases (Branzei and Foiani 2008).  While BER and NER (both GG and TC), operate throughout the 
cycle, MMR is primarily active during S‐phase, correcting mismatches, insertions and deletions 
generated during DNA synthesis (Iyer, Pluciennik et al. 2005). 
Simultaneous double‐strand breaks (DSBs) of the phosphate backbone of the two complementary 
strands are one of the most serious DNA lesions.  Failure or incomplete repair may result in genetic 
mutation, cell‐cycle arrest, apoptosis or genetic instability leading to cancer (reviewed in Symington and 
Gautier 2011).  DSBs can form as a result of ionizing radiation through the induction of ROS, or free‐
radical production by cytotoxic drugs such as doxorubicin or etoposide; actinomycin and cisplatin, 
chemotherapeutics that induce DNA cross‐links, can also generate DSBs (Ohnishi, Mori et al. 2009).  
These drugs interfere with topoisomerases that, when covalently bound at the replication fork, 
terminates leading strand synthesis and creates a DSB (Ohnishi, Mori et al. 2009). 
Double‐stranded breaks of DNA are known to be repaired by a number of pathways: homologous 
recombination (HR), non‐homologous end‐joining (NHEJ), alternative NHEJ (alt‐NHEJ), and single‐strand 
annealing (SSA) (Ciccia, A and Elledge 2010).  Coincidentally, there are also four independent sensing 
mechanisms for detecting DSBs: poly adenosine‐ribose polymerase (PARP), Ku70/80, the MRN protein 
complex (Mre11, Rad50 and Nbs1), and with auxiliary processing RPA (Ciccia, A and Elledge 2010). 
NHEJ 
The quickest response to a double strand break, comes from the Ku70/Ku80 heterodimer, which exhibits 
a strong affinity for DNA, and  forms a ring around DSBs within seconds, and recruits DNA protein kinase 
to the site (Walker, Corpina et al. 2001; Ciccia, A and Elledge 2010).  Once bound, it activates the DNA 
protein kinase catalytic subunit (DNA‐PKcs), and the recruitment of ARTEMIS which initiates NHEJ, 
followed by ligation by the XRCC4/Ligase4 complex (Ciccia, A and Elledge 2010).  
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Alternate NHEJ 
Binding of DNA DSBs by PARP promotes alt‐NHEJ by attracting the MRN complex, in competition with 
Ku70/Ku80,  to the DNA end‐breaks (Ciccia, A and Elledge 2010).  In response to DNA breaks, MRN 
activates ATM which in turn phosphorylates CtIP in a BRCA‐dependent manner (Chinnadurai 2006; 
Ciccia, A and Elledge 2010). The XRCC1/Ligase1 complex then repairs the phosphodiester bonds to 
restore the chromosome (Ciccia, A and Elledge 2010). 
Homologous Repair 
When NHEJ fails, the combination of MRN, CtIP 
and BRCA1 promotes deletion of nucleotides from 
the 5' ends of the break, in a process called 
resection (reviewed in Ciccia, A and Elledge 2010; 
Kousholt, Fugger et al. 2012).  Replication protein 
A (RPA) coats the single‐strand 3' prime ends, 
along with RAD51 binding at these sites, and 
(depending on which phase of the cell cycle the 
break occurs) if the DSB occurs in either S‐phase or 
G2 phase of the cycle, with the assistance of 
BRCA2, then promotes strand invasion as part of a 
homology search for a sister chromatid (Ciccia, A 
and Elledge 2010; Kousholt, Fugger et al. 2012).  
Successful strand invasion results in formation of 
D‐loops and Holliday junctions and synthesis by 
DNA polymerases is engaged (Ciccia, Alberto and 
Elledge 2010).  After synthesis completes, 
crossover events are then resolved by either the 
BLM/TopoIII complex, Gen1, or Mus81/EME1 
complexes (Ciccia, A and Elledge 2010). 
Interstrand Crosslink Repair 
 
Figure 7 ‐ modified from (Hoeijmakers, Jan H. J. 2001). 
 
Breaks in DNA that occur as a result of stalled replisomes at a replication fork are particularly dangerous, 
threatening mitotic catastrophe, complex chromosomal rearrangements, and cell death (Ciccia, A and 
Elledge 2010).  The interstrand crosslink repair pathway consists of 13 genes associated with Fanconi 
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anemia, a genetic disease that predisposes the patient to cancer, and bone‐marrow failure (Garcia‐
Higuera, Taniguchi et al. 2001). 
Summary 
DNA repair pathways include base excision repair, nucleotide excision repair, DNA strand break repair, 
direct reversal of DNA damage, and the bypass during replication of DNA lesions. These pathways often 
involve similar, or the same, proteins and enzymes, with the mechanism by which particular damage is 
recognized being a primary difference between them.  Nuclear DNA repair proteins protect genomic 
integrity of cells, and many systems have evolved over time, to address the specific damage occurring 
through DNA synthesis, cellular metabolism and exposure to exogenous chemicals and radiation.  
Defects in these repair mechanisms may result in aging or disease, cancer in particular, and may provide 
insight to treatment and pharmaceutical targets. 
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